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Diversos estudios han reportado variaciones en la tinción bacteriana por Gram, infiriendo que están asociadas al 
contenido de los ácidos nucleicos en el ciclo celular bacteriano. Con el objeto de dar continuidad a los estudios 
microscópicos realizados referentes al ciclo celular bacteriano, se evaluaron las características morfológicas y 
tintoriales por Gram y 4’, 6-diamidino-2’-fenilindol, dihidrocloruro (DAPI) en el ciclo celular de Acinetobacter 
baumannii. A partir de cultivos sincrónicos de cuatro cepas de A. baumannii, se estudió el ciclo celular 
incubándolos en aerobiosis a 30ºC, tomando alícuotas cada 5 min por 2 h. A su vez, se realizaron los extendidos 
respectivos y se colorearon con Gram y DAPI para su posterior estudio microscópico. En el análisis estadístico 
se empleó la prueba de Fischer para asociar la reactividad tintorial por Gram y DAPI. En el 74% de los tiempos 
del ciclo, predominó la forma cocoide y la coloración Gram negativa de fuerte intensidad fue del 67%. Al 
determinar la media y la desviación estándar de los valores morfométricos bacterianos, se observó que entre 
cada 15 y 55 min la bacteria inicia un nuevo ciclo celular, disminuyendo su diámetro y longitud. Hubo 
asociación de manera estadísticamente significativa (p < 0,05) entre el aspecto laxo y compacto del material 
morado redondo del citoplasma con la fluorescencia ligera e intensa, respectivamente; así mismo, entre el 
carácter Gram positivo fuerte y la fluorescencia intensa. Se concluye que en la reacción Gram positiva, participe 
posiblemente el ADN y que el material morado de aspecto laxo y compacto observado por Gram en el 
citoplasma bacteriano corresponde al nucleoide y los cambios morfológicos obedecen al proceso mismo de 
crecimiento celular, pudiendo ser estos hallazgos un aporte para explicar el mecanismo de la tinción de Gram y 
su variabilidad, así como el pleomorfismo que presenta este género bacteriano. 
 




Several studies have reported variations in bacterial staining by Gram, which are associated with the content of 
nucleic acids in the bacterial cell cycle. In order to give continuity to the microscopical studies pertaining to the 
bacterial cell cycle, the morphological and staining characteristics were evaluated by Gram and 4', 6-diamidino-
2'-phenylindole, dihydrochloride (DAPI) in the cell cycle of Acinetobacter baumannii. From the synchronic 
cultures of 4 strains of A. baumannii, the cell cycle was studied incubating them in aerobiosis at 30ºC, taking 
aliquots every 5 min for 2 h. In turn, the respective extensions were made and stained with Gram and DAPI for 
their posterior microscopical study. In the statistical analysis Fischer's test was used to associate morphological 
and the staining characteristics by Gram and DAPI. In 74% of cycle times, the cocoid form predominated and 
67% in the negative Gram staining. When determining the mean and standard deviation of bacterial 
morphological values, it was observed that between 15 and 55 min the bacterium initiates a new cell cycle, 
decreasing its diameter and length. There was a statistically significant association (p < 0.05) between the lax 
and compact appearance of the material with the light and intense fluorescent, respectively; likewise, between 
the strong Gram positive character and the intense fluorescence. It is concluded that in the Gram positive 
reaction, the DNA is possibly involved and that the purple material of compact and lax aspect observed by 
Gram staining in the bacterial cytoplasm correspond to the nucleoid and the morphological changes obey to the 
cellular growth process. These findings contribute to explain the mechanism of Gram staining, as well as its 
variability and the pleomorphism observed in this bacterial genus. 
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INTRODUCCIÓN 
El género Acinetobacter incluye 23 especies 
con nombres y 11 especies con designación 
provisional. De éstas, Acinetobacter baumannii y 
Acinetobacter genoespecies 3 y 13TU, son las 
más importantes clínicamente y tienen la 
capacidad de colonizar y diseminarse entre los 
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pacientes hospitalizados y enfermos críticos (De 
Breij et al. 2010). Estas tres genoespecies junto a 
Acinetobacter calcoaceticus (genoespecie 1), 
están estrechamente relacionadas genéticamente, 
siendo difíciles de separar por su fenotipo, de 
modo que se agrupan en el llamado complejo A. 
calcoaceticus-A. baumannii (Montero 2006). 
 
Los miembros del género Acinetobacter, 
morfológicamente, suelen tener aspecto 
cocobacilar o cocal. Un indicio de que una cepa 
no fermentadora puede pertenecer al género 
Acinetobacter, es la morfología en la tinción de 
Gram, las células cocobacilares a menudo se 
presentan como diplococos. Aislamientos de 
Acinetobacter recuperados de pacientes con 
meningitis y sepsis se han confundido con 
Neisseria meningitidis, igualmente, aislamientos 
de Acinetobacter procedentes de las vías 
genitales de la mujer se han confundido con 
Neisseria gonorrhoeae (Brooks et al. 2002, 
Koneman et al. 2008). En fase logarítmica de 
crecimiento son bacilos cortos con diámetro entre 
1,0 a 1,5 µm y longitud entre 1,5 a 2,5 µm, 
haciéndose más cocoides o esféricos en fase 
estacionaria. Frecuentemente, se disponen en 
pares, no obstante, pueden estar en cadenas o 
agrupados irregularmente (Bergogne y Towner 
1996, Salazar y Nieves 2005). Desde un punto de 
vista tintorial, son bacterias Gram negativas, sin 
embargo, las bacterias del género Acinetobacter 
muestran variabilidad en la reacción de Gram, 
pudiéndose observar Gram variables (Bergogne y 
Towner 1996). 
 
El ciclo celular abarca la replicación y 
segregación de cromosomas y plásmidos, síntesis 
de componentes de membrana y pared, y división 
celular. Durante la replicación el cromosoma 
bacteriano permanece en una estructura 
condensada, altamente ordenada que se conoce 
como nucleoide (Flores y Albarado 2009a, Wang 
y Levin 2009). El nucleoide ocupa, 
predominantemente, una posición central en la 
célula y es de forma, frecuentemente, irregular; 
contiene el ADN genómico, ácido ribonucleico 
(ARN) y proteínas (Ryter 1968, Gómez y 
Camacho 1995, Kois et al. 2007).  Avances en la 
comprensión de la morfología del nucleoide 
bacteriano vinieron con el uso del microscopio 
electrónico y las investigaciones en esta área, 
prácticamente, han sido llevadas a cabo en 
Escherichia coli (Toro y Shapiro 2010). 
 
La coloración de Gram es una técnica de 
tinción diferencial de pasos secuenciales, que 
emplea un complejo colorante formado por 
cristal violeta-iodo, decoloración con 
alcohol/acetona y un colorante de contraste, la 
safranina, que separa las bacterias en dos grupos: 
Gram positivas y Gram negativas. La tinción de 
Gram es la piedra angular de la identificación 
bacteriana y la división taxonómica (Moyes et al. 
2009). Se han propuesto muchas teorías para 
explicar el mecanismo de la reacción de 
coloración de Gram, dividiéndose éstas en dos 
categorías. Las suposiciones correspondientes al 
primer grupo asumen un mecanismo químico 
entre los componentes de la coloración de Gram 
y un sustrato específico de bacterias Gram 
positivas. En el segundo grupo se propone la 
existencia de una diferencia de permeabilidad 
entre bacterias Gram positivas y Gram negativas, 
basada en la estructura y composición de la pared 
celular. Evidencias apoyan la segunda de estas 
teorías, como lo prueba el hecho de que las 
bacterias Gram positivas, pierden esta propiedad 
cuando se elimina toda su pared o parte de ella 
(Freeman 1986). 
 
Recientes investigaciones, han observado en 
el ciclo celular bacteriano que cocos Gram 
positivos como Staphylococcus, Streptococcus, 
Enterococcus, se tiñen como Gram negativos y 
Gram negativos como Neisseria gonorrhoeae, se 
colorean como Gram positivos e infieren que 
estas variaciones tintoriales corresponden a fases 
del ciclo celular, asociadas al contenido de los 
ácidos nucleicos en los procesos de duplicación y 
transcripción (Flores et al. 2008, Flores y 
Albarado 2009a,b, Flores et al. 2014). 
 
El fluorocromo 4’, 6-diamidino-2’-fenilindol, 
dihidrocloruro (DAPI) es específico para el 
ADN, como hipótesis se plantea que la reacción 
Gram positiva se da por un mecanismo de tinción 
de cargas opuestas entre el ADN de carga 
negativa y el complejo colorante cristal violeta-
iodo de carga positiva, así pues, con el fin de 
demostrarlo se compararon los aspectos 
morfológicos y tintoriales entre Gram y DAPI. 
Por otra parte, Acinetobacter baumannii presenta 
variabilidad, tanto desde el punto de vista 
morfológico como tintorial, de modo que nació el 
interés de determinar si dichas variaciones 
obedecen a los diferentes eventos microscópicos 
que ocurren durante el ciclo celular, planteándose 
como objetivo evaluar las características 
morfológicas y tintoriales por Gram y DAPI, en 
el ciclo celular de Acinetobacter baumannii. 
 




Se evaluaron cuatro cepas de la genoespecie 
A. baumannii aisladas de pacientes 
hospitalizados de la Unidad de Cuidados 
Intensivos de Adultos (UCI-A) y de la Unidad de 
Alto Riesgo Neonatal (UARN) del Instituto 
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Autónomo Hospital Universitario de Los Andes 
(IAHULA), durante enero de 1998-abril de 1999, 
previamente identificadas bioquímica y 
molecularmente (Salazar et al. 2006). Las cepas 
estuvieron preservadas a -20ºC en caldo infusión 
cerebro y corazón, con 50% de glicerol, en el 
Laboratorio de Bacteriología del Departamento 
de Bioanálisis de la Universidad de Oriente, 
Núcleo de Sucre y éstas fueron codificadas al 
azar del 1 al 4. Se reactivaron sembrándolas en 2 
mL de caldo nutritivo, se incubaron a 30ºC por 
24 h, posteriormente, se sembraron en agar 
sangre y agar MacConkey y se efectuaron las 
pruebas bioquímicas catalasa, oxidasa, 
utilización de carbohidratos y motilidad con el 
fin de confirmar pureza de las cepas (Koneman et 
al. 2008). Asimismo, se realizó la evaluación de 
las características macroscópicas de 16  colonias 
(cuatro correspondientes a cada cepa) del agar 
MacConkey y se aplicaron las  tinciones de Gram 
y DAPI para el estudio microscópico. 
 
Crecimiento y ciclo celular de Acinetobacter 
baumannii 
 
Para lograr que las células de un cultivo 
alcancen la fase de crecimiento óptimo para 
desarrollar los experimentos, una colonia 
procedente de agar MacConkey con 24 horas de 
incubación se inoculó en 2 mL de caldo nutritivo 
y se incubó a 30ºC entre 16 y 18 h (Salguero 
2007). Stainer et al. (1992) refieren que para 
obtener información sobre el tipo de crecimiento 
de las distintas bacterias, se emplean cultivos 
sincrónicos, donde todas las células se 
encuentran en la misma etapa del ciclo celular; el 
método de elección para obtener estos cultivos es 
la técnica de Helmstetter-Cummings (HC), 
basado en el hecho de que algunas bacterias se 
adhieren fuertemente a las membranas de filtros 
de nitrato de celulosa. Se colocaron 150 µL del 
cultivo bacteriano en crecimiento óptimo (16-18 
h) sobre una membrana de filtro de nitrato de 
celulosa con poros de 0,2 µm y diámetro de 47 
mm; la membrana ubicada dentro de una placa de 
Petri estéril, se incubó a 30ºC por 1 h o hasta que 
el líquido fue absorbido. Inmediatamente, se 
procedió a lavar con 2 mL de caldo nutritivo, 
empleando pipeta Pasteur estéril, con el fin de 
separar aquellas células ligadas débilmente a la 
membrana, las cuales, posiblemente, 
corresponderían a las células recién formadas, 
encontrándose en la misma etapa del ciclo 
celular, es decir, duplicación de ADN, 
conservando la sincronía por 2 h, 
aproximadamente. El lavado se recogió en tubos 
secos estériles y correspondieron a los cultivos 
sincrónicos. A partir de éstos, se siguió el ciclo 
celular para cada cepa, incubando en aerobiosis a 
30°C, tomando alícuotas para realizar los 
extendidos desde el tiempo 0 min hasta los 120 
min, a intervalos de 5 min, correspondiendo 25 
tiempos por cepa, para un total de 100 tiempos 
evaluados. 
 
Elaboración de extendidos y tinciones 
 
Se elaboraron extendidos en láminas 
portaobjetos nuevos y se fijaron por calor, se 
colorearon por Gram y DAPI y se observaron al 
microscopio. El procedimiento de coloración de 
Gram se realizó según la técnica de Hucker 
modificada del año 1923 (Koneman et al. 2008). 
El colorante DAPI (ThermoScientific, USA) 
fluoresce de color azul cuando se une a la doble 
cadena de ADN. El procedimiento consistió en 
preparar una solución stock DAPI, de 1 mg/mL 
en agua bidestilada. A partir de ésta se preparó la 
solución de trabajo a una concentración de 1 
μg/mL en buffer fosfato salino (PBS) pH 
7,2±0,1. Se cubrieron los extendidos con la 
solución de trabajo de DAPI por 2 min en 
oscuridad y se lavaron con la PBS, se utilizó 
como líquido de montaje glicerol fosfato, para 
luego observarse con un microscopio de 
epifluorescencia marca Olympus con 
magnificación de 1000X. Para la coloración 
DAPI se usó un filtro de excitación ultravioleta 
de banda amplia de 330-385 nm, espejo 
dicromático de 400 nm y un filtro de barrera de 
420 nm. Las fotomicrografías fueron tomadas 





Se emplearon como control de las diferentes 
tinciones las cepas certificadas Staphylococcus 
aureus ATCC 25923 y Escherichia coli ATCC 
35218, éstas se procesaron del mismo modo que 




Se determinó la media y desviación estándar 
a los valores morfométricos (diámetro y 
longitud) de la bacteria y se aplicó un análisis de 
varianza para demostrar variabilidad en sus 
medidas en el ciclo celular (Remington y Schork 
1974). Se construyeron tablas de 2 x 2, para 
expresar las frecuencias observadas. Asimismo, 
se empleó la prueba de Fischer para establecer 
asociación entre la reactividad tintorial por los 
métodos de coloración de Gram y  DAPI, con un 
nivel de confianza del 95% (Pértega y Pita 2004). 
 
RESULTADOS Y DISCUSIÓN 
 
Las cepas codificadas como 1 y 4 se 
observaron bajo la forma cocoide durante todo el 
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ciclo; mientras que las cepas 2 y 3 presentaron 
variabilidad en la morfología, observándose 
como cocos o cocobacilos (Tabla 1), apareciendo 
cada forma a un intervalo promedio de tiempo de 
34,16 min; la cepa 2, escasamente, presentó 
estructuras filamentosas. De forma general, se 
obtuvo que en 74,00% (74/100) de los tiempos 
del ciclo celular, la morfología, principal fue 
cocal. La reactividad tintorial por Gram de la 
cepa 1 fue Gram positiva clara, 36,00% (9/25); 
mientras que, la coloración Gram negativa de 
fuerte intensidad predominó para las cepas 2, 3 y 
4 con 92,00% (23/25), 80,00% (20/25) y 68,00% 
(17/25) respectivamente (Fig. 1 y 2). Por lo tanto, 
la reacción tintorial predominante fue la de Gram 
negativo de fuerte intensidad con 67,00% 
(67/100), observándose el citoplasma rosado 
intenso y con un material morado de aspecto 
laxo, principalmente, o compacto, ubicado en 
posición central de forma redonda y con un 
diámetro promedio de 0,41 ± 0,06µm (Fig. 3), 
asimismo, se observaron células Gram positivas 
de fuerte intensidad, es decir, morado oscuro en 
todo el cuerpo celular. 
 
Tabla 1. Variabilidad morfológica de acuerdo al 
tiempo de las cepas 2 y 3 de Acinetobacter baumannii 
en el ciclo celular. 
 







Cocobacilo 0-35 Coco 0 
Coco 40-80 Cocobacilo 5 
Cocobacilo 85-105 Coco 10-75 





Figura 1. Fotomicrografías de extendidos de la  reactividad tintorial por Gram de las cepas 1 y 4 de Acinetobacter baumannii con 
forma cocal en el ciclo celular. 1000X. Cepa 1: 0-20’: gramnegativo claro. 25’: Gram positivo claro. 30-35’: gramnegativo fuerte. 40’: 
Gram positivo claro. 45’: gramnegativo fuerte.50-60’: Gram positivo claro. 65’: gramnegativo claro. 70-75’: Gram positivo claro. 80-
90’: gramnegativo claro. 95’: Gram positivo fuerte. 100-105’: Gram positivo claro. 110-120’: gramnegativo fuerte. Cepa 4: 0-5’: 
gramnegativo fuerte. 10-15’: gramnegativo claro. 20’: Gram positivo claro. 25’: gramnegativo fuerte. 30’: Gram positivo claro. 35’: 
gramnegativo fuerte. 40’: Gram positivo fuerte. 45-60’: gramnegativo fuerte. 65’: Gram positivo claro. 70-90’: gramnegativo fuerte. 
95’: Gram positivo fuerte.100-115’: gramnegativo fuerte. 120’: Gram positivo fuerte. 
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Figura 2. Fotomicrografías de extendidos de la reactividad tintorial por Gram de las cepas 2 y 3 de Acinetobacter baumannii con forma 
cocobacilar en el ciclo celular. 1000X. Cepa 2: 0-45’: gramnegativo fuerte. 50’: Gram positivo claro. 55-110’: gramnegativo fuerte. 
115’: gramnegativo claro. 120’: gramnegativo fuerte. Cepa 3: 0-15’: gramnegativo fuerte. 20’: Gram positivo fuerte. 25.30’: 
gramnegativo fuerte. 35’: Gram positivo fuerte. 40-90’: gramnegativo fuerte. 95’: Gram positivo fuerte. 100-105’: gramnegativo 
fuerte. 110-115’: Gram positivo fuerte. 120’: gramnegativo fuerte. 
 
Para explicar el mecanismo de reacción de 
Gram se han propuesto muchas teorías, una de 
ellas se basa en la estructura química y 
composición de la pared celular de las bacterias 
(Madigan et al. 2009). En este estudio se sugiere 
que la reacción Gram positiva de A. baumannii, 
se deba a la interacción del complejo cristal 
violeta-iodo con el ADN y ARN. Mediante las 
bases químicas de tinción de los colorantes 
básicos, se puede explicar la reacción Gram 
positiva. Los colorantes básicos están formados 
por la asociación de un cromógeno de carácter 
débilmente ácido, con grupos auxocromos 
catiónicos (potencia el color) fuertemente básico, 
que son los responsables de la carga positiva 
global del colorante (De Robertis y De Robertis 
1981). 
 
El cristal violeta es un colorante básico, cuyo 
cromóforo es un radical imino (>C=N) y el grupo 
auxocromo es un amino (-NH2), que tiene 
afinidad con los grupos fosfatos libres presentes 
en los ácidos nucleicos (De Robertis y De 
Robertis 1981), bajo este principio se sugiere que 
la reacción Gram positiva observada en los cocos 
y cocobacilos de A .baumannii, así como 
también, el material morado de aspecto laxo o 
compacto, sea por la interacción entre el 
complejo cristal violeta-iodo y los ácidos 
nucleicos, ADN y ARN, tal como lo reportado en 
células eucariotas (Dutt 1975) y en un reciente 
estudio realizado en Neisseria gonorrhoeae 
(Flores et al. 2014). 
 
Se han demostrado variaciones en la tinción 
por Gram en el ciclo celular de cocos Gram 
positivos y Gram negativos, infiriendo que tales 
variaciones están asociadas al contenido de los 
ácidos nucleicos en las fases del ciclo celular 
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(Flores 2008, Flores et al. 2008, Flores y 
Albarado 2009a,b, Flores et al. 2014). 
 
En los extendidos realizados a partir de 
bacterias procedentes de caldos en fases del ciclo 
celular y de colonias en agar, se observó un 
material redondo morado de aspecto laxo o 
compacto en el citoplasma bacteriano; la 
presencia de estas estructuras pudieran estar 
asociadas a diferentes modos de 
empaquetamiento del nucleoide, necesario para 
la actividad de replicación y transcripción del 
genoma. Kim et al. (2004) observaron que el 
modo de empaquetamiento de los nucleoides 
cambiaba durante el crecimiento celular, 
sugiriendo que en la fase logarítmica el nucleoide 
está laxo, mientras que, en la fase estacionaria 
está en forma compacta. 
 
 
Figura 3. Fotomicrografías de extendidos del caldo nutritivo de diferentes tiempos del ciclo celular de Acinetobacter baumannii 
coloreados con Gram. 1000X. Cepa 1: Cocos con tinción gramnegativa y Gram positivos claros. Cepa 2: Cocos y cocobacilos con 
tinción gramnegativa y escasas formas filamentosas. Los recuadros aumentados en el borde superior derecho muestran las estructuras 
redondas moradas de aspecto laxo (→ roja), la principalmente observada, y de aspecto compacto (→ blanca). 
 
 
Por otra parte, dada la homología molecular 
del ADN de células eucariotas con el de células 
procariotas, se puede explicar el aspecto laxo y 
claro o compacto y oscuro del material morado 
de las bacterias. Lodish et al. (2002) plantearon 
que los cromosomas de las células eucariotas que 
no están en proceso de división, es decir, en 
interfase, cuando la cromatina está extendida, no 
son visibles, incluso con el auxilio de tinciones 
histológicas para ADN o microscopio 
electrónico; sin embargo, durante la mitosis y la 
meiosis los cromosomas se condensan y se hacen 
visibles al microscopio óptico. También refieren 
que, a medida que las células salen de la mitosis 
y se desenrollan los cromosomas condensados, 
ciertas zonas de los cromosomas permanecen con 
tinción oscura, denominándola heterocromatina, 
mientras que las porciones de cromatina con 
coloración clara, menos condensadas, las 
denominan eucromatina.  
 
De manera que, se puede sugerir que el 
material morado de aspecto laxo y claro pueda 
tratarse de un nucleoide con un menor nivel de 
empaquetamiento, posiblemente, donde el ADN 
se transcribe en ARN; y el material Gram 
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positivo compacto y oscuro es posible que sea el 
ADN del nucleoide que no se transcribe (Flores 
et al. 2014). Con relación a las características 
morfológicas, de acuerdo al análisis de varianza 
hubo diferencias estadísticamente significativas 
(p < 0,05) entre los valores medios de los 
tiempos del ciclo celular, para la longitud y el 
diámetro en cocos aislados y en pares de las 
cepas 1 y 4 de A. baumannii. De forma general, 
en las cepas bacterianas con forma cocal, se 
observa que durante la primera hora el 
crecimiento celular va en ascenso, sin embargo, 
hay tiempos del ciclo celular en donde el valor 
medio, principalmente, en las medidas de 
longitud de cocos en pares disminuye, 
ocurriendo, aproximadamente, entre 15 y 55 min. 
Asimismo, es de destacar, que en el estudio 
microscópico, precisamente, en los tiempos 
donde disminuyen los valores medios de la 
longitud celular, se visualizaron, 
predominantemente, cocos aislados (Fig. 4). Con 
estas observaciones, se puede inferir, que en los  
tiempos del ciclo donde se aprecia una 
disminución en el valor medio en sus 
dimensiones, la bacteria inicia un nuevo ciclo 
celular  como una célula en forma de coco y sus 
cambios en longitud y diámetro obedecen al 
proceso de crecimiento celular, no obstante, 
manteniéndose constante su forma cocal.  
 
 
Figura 4. Fotomicrografía de extendidos de tiempos del ciclo celular de la cepa 1 de Acinetobacter baumannii con 
predominio de cocos aislados. Gram.1000X. 
 
Igualmente, hubo diferencias 
estadísticamente significativas (p < 0,05) entre 
los valores medios de los tiempos del ciclo 
celular, tanto para la longitud como para el 
diámetro en cocobacilos de las cepas 2 y 3 de A. 
baumannii, en éstas también se observaron 
tiempos del ciclo celular donde el valor 
promedio, de las medidas de longitud y diámetro 
disminuyeron, ocurriendo, aproximadamente, 
entre 15 y 55 min. 
 
En los tiempos del ciclo celular donde se 
apreció una disminución de los valores 
promedios de longitud y diámetro, se 
visualizaron células divididas y ovales de forma 
predominante (Fig. 5). Con estas observaciones, 
se infiere que, entre 15 y 55 min la bacteria inicia 
un nuevo ciclo celular con una morfología 
ovalada, alargándose durante su crecimiento y 
adoptando la forma típica cocobacilar o de cocos 
en pares, por lo que sus cambios en longitud y 
diámetro obedecen al proceso de crecimiento 
celular. 
 
Las cepas con morfología cocoide 
mantuvieron su forma durante todo el ciclo 
celular, no obstante, hubo variabilidad en dos de 
las cepas evaluadas, presentándose por períodos 
de tiempos alternados el predominio de cocos o 
cocobacilos, asimismo, se observó la formación 
de células nuevas, aproximadamente, entre 15 y 
55 min, concordando estos tiempos con 
disminución en los valores medios de sus 
dimensiones.  
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Figura 5. Fotomicrografías de extendidos de tiempos del ciclo celular de las cepas 2 y 3 de Acinetobacter baumannii. 
Las flechas rojas indican células cocobacilares divididas y las negras células ovales. Gram. 1000X. 
 
Salguero (2007) define el ciclo celular como 
el conjunto de procesos que permiten que una 
célula recién nacida duplique todos sus 
componentes para que se originen, mediante 
fisión binaria,  dos células hijas idénticas. El 
conocimiento concerniente a la división celular, 
se obtuvo empleando modelos experimentales de 
bacterias Gram positivas y Gram negativas como 
Escherichia coli, Caulobacter crescentus y 
Bacillus subtilis (Albarado y Flores 2008). En 
términos medios, el tiempo de generación o ciclo 
celular, en una fase de crecimiento activo, es de 
12 a 15 min, sin embargo, para la mayoría de las 
bacterias oscila entre 20 y 60 min (Pumarola 
1987). Los resultados obtenidos demuestran que 
las cepas se encuentran en una fase de 
crecimiento activo y entre cada 15 y 55 min, se 
inicia un nuevo ciclo celular. No obstante, es de 
destacar, en el caso de las cepas 2 y 3 con formas 
de cocos o cocobacilos, es que cada célula 
naciente, presentaba forma oval, principalmente, 
o cocal. Es posible que las formas de cocos y 
cocobacilos en pares observados,  se presenten 
como parte del crecimiento y división celular  de 
la bacteria. 
 
Errington et al. (2003) plantean que la 
uniformidad de la morfología celular tiene un 
significado fisiológico. La mayoría  de las 
bacterias son simétricas, con al menos un plano 
bilateral perfecto o tendiente a serlo. La razón 
más importante de esta simetría es la de 
conseguir un correcto reparto del material 
cromosómico y citosólico entre las células hijas. 
Por todo ello, la división celular y la segregación 
del cromosoma son las presiones selectivas más 
fuertes para el mantenimiento de la uniformidad 
morfológica en las bacterias, puesto que un 
reparto equitativo del material genético implica 
una geometría celular durante el proceso de 
división (Young 2006). 
 
La bacteria también intenta mantener la 
forma para permitir que la relación 
superficie/volumen sea la adecuada para poder 
coordinar el ciclo  celular. Un cambio de 
morfología bacilar a cocoide puede suponer que 
el número de proteínas  implicadas en la división 
celular no sea suficiente para producir un anillo 
de división celular completo al haber aumentado 
el diámetro celular (Vinella et al. 1993). 
 
Según Young (2006), todos estos cambios de 
una morfología a otra están estrechamente 
regulados a nivel genético. Sin embargo, siendo 
la morfología celular constante y hereditaria, las 
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bacterias  cambian de forma a lo largo del ciclo 
celular, suceso denominado pleomorfismo. 
 
Según Mingorance y Paño (2008), las 
especies de Acinetobacter son de morfología 
variable y se ha atribuido dicho pleomorfismo a 
las condiciones nutricionales del medio donde 
crecen, velocidad antimicrobiana, antibióticos, 
entre otros. Se ha descrito que estas bacterias 
suelen ser bacilares (cilíndricas) en la fase de 
crecimiento rápido y cocobacilares o cocoides 
cuando el crecimiento es lento o se detiene. Este 
cambio de forma también fue reportado en E. 
coli y otras bacterias (Luscombe y Gray 1974, 
James et al. 1995, Fuhrmann et al. 1997). Este 
cambio parece deberse a una reducción por 
división, es decir, la división celular continúa sin 
producirse un incremento en masa celular. No se 
trata de un cambio accidental sino que está 
controlado a nivel genético (James et al. 1995). 
 
También, estudios han reportado variación en 
la morfología de A. baumannii de acuerdo al 
medio de cultivo; en agar se producen, 
principalmente, células cocoides, con marcada 
tendencia de formar células en pares, en los 
biofilms aparecen pocos bacilos y en medios 
líquidos pueden ser más pleomórficos con 
abundantes bacilos y filamentos. Algunas cepas, 
en medios de agar predominan los bacilos 
(Henriksen 1973). 
 
Igualmente, se ha documentado el efecto en 
la morfología por exposición al antibiótico 
colistina y en las fases de crecimiento bacteriano 
en cepas de A. baumannii. Se encontró que las 
cepas colistina-sensible presentan forma bacilar, 
mientras que las células colistina-resistentes son, 
principalmente, esféricas, organizándose en 
grupos, cadenas y pares. En fase estacionaria las 
células colistina-sensible se convirten en largos 
filamentos y las células colistina-resistente 
también se elongan en forma de bacilos cortos y 
estructuras extendidas (Soon et al. 2011). 
 
Todas las definiciones mencionadas, 
anteriormente, sobre el cambio de una 
morfología a otra, no corresponden a lo 
presentando por las cepas estudiada, puesto que 
las mismas se mantuvieron en crecimiento activo 
y no fueron sometidas a variaciones 
nutricionales, antibióticos, cambio de un medio 
de cultivo a otro, por lo que, el pleomorfismo que 
manifestó pudiese ser un mecanismo propio  de 
la bacteria regulado a nivel genético para 
desarrollarse, es decir, como parte de su ciclo de 
vida. 
 
El estudio microscópico del ciclo celular de 
A. baumannii mediante la coloración de DAPI 
reveló una constante síntesis de ADN en todos 
los tiempos; el material genético se observó, 
frecuentemente, con  aspecto laxo y una 
intensidad de fluorescencia ligera, ocupando total 
o parcialmente el citoplasma celular. Asimismo, 
se observó de forma redonda principalmente, y 
en número de 1-4 con, aproximadamente, 0,41 ± 
0,07 µm de diámetro, también en forma de 
filamento o irregular (Fig. 6). En el presente 
estudio se obtuvo asociación estadísticamente 
significativa (p < 0,05) entre el aspecto laxo y 
compacto del material morado observado por 
Gram con la intensidad de fluorescencia emitida 
por DAPI en el ciclo celular (Tabla 2). 
Asimismo, se encontró relación entre el carácter 
Gram positivo fuerte con la reacción DAPI 
positiva intensamente fluorescente en las 
colonias evaluadas (Tabla 3). Por otro lado, al 
comparar las características morfotintoriales 
observadas por Gram con las visualizadas por 
DAPI, se apreció, similitud en cuanto a forma, 
aspecto y distribución del material azul 
fluorescente coloreado por DAPI con la 
estructura morada teñida por Gram. Estos 
resultados permiten confirmar que el material 
morado observado por Gram corresponde, 
morfotintorialmente, al nucleoide (Fig. 7). 
 
Tabla 2. Asociación entre el aspecto morfológico del 
material morado por Gram y la intensidad de 
fluorescencia por 4’, 6-diamidino-2’-fenilindol, 
dihidrocloruro (DAPI) en el  ciclo celular de 
Acinetobacter baumannii. 
 
Gram DAPI  








Laxo 11 61 72 
Compacto 11 17 28 
Total 22 78 100 
p = 0,01* 
n: número de tiempos;  p: valor probabilístico de la prueba 
exacta de Fischer; *: estadísticamente significativo. 
 
Tabla 3. Asociación entre la reacción Gram positiva de 
fuerte intensidad y la intensidad de fluorescencia con 
4, 6-diamidino-2’ -fenilindol, dihidrocloruro (DAPI), 











Sí 2 0 2 
    
No 2 12 14 
    
Total 4 12 16 
p = 0,05* 
n: número de colonias; p: valor probabilístico de la prueba 
exacta de Fisher; *: estadísticamente significativo. 
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Figura 6. Fotomicrografías del nucleoide de Acinetobacter baumannii por la coloración de DAPI en el ciclo celular. 1000X. 1-3: 
Nucleoide compacto, redondo y de posición central (flecha blanca). 4-5: Células completamente llenas de material genético (flecha 
roja). 6: Cocobacilo con el nucleoide de posición excéntrica (flecha amarilla). 7: Célula con un nucleoide central y otro excéntrico 
(flecha verde). 8-10: Nucleoide de forma filamentosa (flecha naranja). 11-13: Células con más de un nucleoide (flecha morada). 14-15: 
Nucleoide laxo y fluorescencia ligera, lo más frecuentemente observado (flecha azul). 16: célula donde el nucleoide se dirige hacia los 
polos (flecha gris). 
 
 
Figura 7. Fotomicrografías de cocos y cocobacilos a partir del ciclo celular de Acinetobacter baumannii, coloreados con Gram y DAPI. 
1000X.A-F) Cocos. G-H) Cocobacilos. Obsérvese que el material morado en cocos y cocobacilos coloreados por Gram tiene similar 
forma, tamaño, aspecto y distribución que el nucleoide, coloreado de azul fluorescente con DAPI. Las figuras A-C muestra la forma 
redonda del nucleoide, la más frecuente observada y las figuras G-H, muestran una intensidad de fluorescencia ligera y  el aspecto laxo 
del nucleoide, lo más frecuentemente visualizado. 
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Los hallazgos de la presente investigación 
son similares a un estudio realizado en Neisseria 
gonorrhoeae por Flores et al. (2014), donde se 
observó mediante la coloración de Gram, un 
material morado de aspecto laxo o compacto, en 
su gran mayoría de forma redonda con diámetro 
promedio de 0,47 ± 0,11 μm; también, al aplicar 
DAPI observaron, principalmente, material 
genético de aspecto laxo y lograron visualizar, 
escasamente, células coloreadas de forma 
homogénea de azul fluorescente, lo que indicó 
que en todo su citoplasma había ADN, en otras 
se apreciaron estructuras de forma redonda y 
compacta, ubicadas en el centro de la célula o 
excéntricamente, aproximadamente de 0,45 ± 
0,12 μm de diámetro, en número de 1 a 4, y que 
al compararlas con las estructuras teñidas por 
Gram se sugirió que correspondían al nucleoide. 
Por otro lado, en un estudio realizado en N. 
gonorrhoeae y Staphylococcus spp. se encontró 
asociación estadísticamente significativa entre la 
reacción Gram positiva y DAPI positivo (Flores 
y Albarado 2014, Flores et al. 2014). No 
obstante, en esta investigación, además de 
encontrarse asociación entre la reacción Gram 
positiva y DAPI positivo se obtuvo como nuevo 
hallazgo una relación estadísticamente 
significativa entre el aspecto laxo o compacto del 
material morado por Gram con la intensidad de 
fluorescencia ligera o fuerte por DAPI, 
respectivamente. 
 
En el ciclo celular S. aureus ATCC 25923 se 
observó cómo cocos Gram positivos (morado 
intenso), solo a los 20 min, se presentaron cocos 
en pares con doble tinción, una célula del par 
Gram positivo y la otra Gram negativa y al 
aplicar DAPI se visualizaron cocos intensamente 
fluorescentes, sugiriéndose que todo su 
citoplasma estaba ocupado por ADN.  
 
Los bacilos de E. coli ATCC 25922 se 
observaron frecuentemente como Gram 
negativos con estructuras moradas compactas de 
forma redonda, en número de 1 a 6 y diámetro 
promedio de 0,48 ± 0,12 y zonas con material 
morado difuso a lo largo de su citoplasma. Por 
otra parte, cuando se encontraban en número de 
uno, se ubicaban en la parte media del bacilo y 
cuando se observaron dos, se distribuían hacia 
los polos de la célula. Al aplicar la coloración de 
DAPI, se observaron estructuras 
morfológicamente similares a las de Gram, 
redondas intensamente azul fluorescente en 
número de 1-6, con diámetro promedio de 0,46 ± 
0,14 µm, así como también estructuras 
irregulares ligeramente fluorescentes, indicando 
que dichas estructuras corresponden al nucleoide 
de la bacteria. 
Estos hallazgos demuestran que los diferentes 
estados morfológicos de A. baumannii como 
cocos y cocobacilar, obedecen al proceso de 
crecimiento celular. Por otra parte, se confirma 
que el ADN participa en la reacción Gram 
positiva, lo cual es importante porque se estaría 
aportando un hecho que explica el mecanismo de 
tinción de la coloración de Gram, actualmente, 




Los cambios tintoriales por Gram 
corresponden a fases del ciclo celular, 
posiblemente, asociados a la duplicación y 
transcripción del ADN; los cambios en la 
morfología de A. baumannii son parte del 
proceso mismo de crecimiento celular. El 
material citoplasmático redondo de color morado 
y aspecto laxo o compacto teñido por Gram, 
morfotintorialmente es el nucleoide de A. 
baumannii y se demuestra morfotintorialmente 
que el ADN participa en la coloración Gram 
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